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Abstract. – Malaria parasites and related genera (order: Haemosporida) in birds from Mexico:
methodological recommendations for the field and laboratory. – Parasites from the order Hae-
mosporida (phylum: Apicomplexa) are transmitted by blood-sucking insects (order Diptera) and infect a
wide array of amphibians, reptiles, birds, and mammals. Four genera of these parasites have been
reported in birds: Plasmodium, Haemoproteus, Fallisia, and Leucocytozoon. Most studies on this group
of parasites have been conducted in North America and Europe. In the Neotropical region studies are
still scarce but have recently increased. In Mexico, our literature survey reveals the existence of 17 pub-
lished studies. However, in many of these studies we detected shortcomings in the correct preparation of
blood smears, such as lack of fixing in methanol and inadequate staining, which makes parasite identifi-
cation difficult and renders blood smears useless as material for museum collections. Furthermore, we
find similar mistakes in more recent unpublished studies (conference presentations, theses). Here we
make methodological recommendations for the correct preparation and processing of blood smears both
in the field and the laboratory. Our aim is to provide practical help to ornithologists and parasitologists
interested in working with this group of parasites, in order to obtain high quality material that can subse-
quently be deposited at museum collections.
Resumen. – Los parásitos del orden Haemosporida (phylum: Apicomplexa) son transmitidos por insec-
tos (orden: Diptera) que se alimentan de sangre e infectan a una amplia gama de especies de anfibios,
reptiles, aves y mamíferos. En el caso de las aves, este orden de parásitos está conformado por cuatro
géneros: Plasmodium, Haemoproteus, Fallisia y Leucocytozoon. La mayor parte de los estudios sobre
este grupo de parásitos han sido realizados en zonas templadas de Norte América y Europa, mientras
que en la zona Neotropical existen estudios esporádicos a lo largo del siglo pasado, los cuales se han
incrementado recientemente. En México hemos recopilado información sobre 17 trabajos publicados.
Notamos que en la mayoría de estos trabajos se observan deficiencias en el método de preparación de
frotis sanguíneos, tal es el caso de no ser fijados en metanol 100% y una mala tinción, lo cual ocasiona
que la identificación de los parásitos sea difícil; además, produce frotis sanguíneos que no son útiles
para colecciones de museos. Asimismo hemos constatado errores similares en trabajos recientes no
publicados (presentaciones a congresos, tesis). En éste trabajo se hacen recomendaciones metodológi-
cas sobre la correcta preparación y procesamiento de frotis sanguíneos tanto en el campo como en el
laboratorio. El objetivo es ayudar de manera práctica a los ornitólogos y parasitólogos interesados en
trabajar con este grupo de parásitos y así contar con material de calidad que pueda ser ingresado a
colecciones de museos.
Key words: Avian malaria, blood smear preparation, Haemosporida, Mexico.
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INTRODUCCIÓN
Los parásitos representan el tipo de vida más
exitoso en la Tierra, dado que se estima que
más del 50% de los organismos son parásitos,
si bien dicha cifra varía dependiendo de la
definición de parásito que se use (Poulin &
Morand 2000, Poulin 2007). El parasitismo en
términos generales se define como una rela-
ción en la cual uno de los participantes, el
parásito, daña a su hospedero o vive a expen-
sas de él (Schmidt & Janovy 2009). En los ani-
males el parasitismo ha evolucionado o
aparecido al menos 60 veces de manera inde-
pendiente (Poulin & Morand 2000).
Los parásitos del orden Haemosporida
(phylum: Apicomplexa) son transmitidos por
vectores dípteros (ej., mosquitos, chaquistes,
jejenes, moscas planas) e infectan comúnmen-
te a anfibios, reptiles, aves y mamíferos (Val-
kiūnas, 2005). Los haemosporidios que
infectan a las aves tienen una distribución cos-
mopolita y se dividen actualmente en cuatro
géneros: Plasmodium, Haemoproteus, Fallisia y
Leucocytozoon (Atkinson & van Riper 1991,
Valkiūnas 2005). Estos cuatro géneros tienen
ciclos de vida similares, con algunas diferen-
cias durante su fase de reproducción asexual
en la sangre periférica del hospedero. Los
parásitos de los géneros Plasmodium y Fallisia
pueden llevar a cabo reproducción asexual en
la sangre periférica de su hospedero (i.e.,
merogonia, ver glosario en Apéndice), mien-
tras que este no es el caso para los parásitos
de los otros dos géneros de haemosporidios
aviares (Valkiūnas, 2005). Esta es una de las
razones por las cuales los parásitos del género
Plasmodium son considerados altamente viru-
lentos, en particular para hospederos que no
han sido previamente expuestos a estos pató-
genos (van Riper et al. 1986; Atkinson et al.
1995, 2000; Yorinks & Atkinson 2000; Palin-
auskas et al. 2008, 2009, 2011). Los parásitos
del género Leucocytozoon son altamente letales
en aves de corral, como pavos y patos (John-
son et al. 1938, Kissam et al. 1975). Tradicio-
nalmente se consideraba que los parásitos del
género Haemoproteus no causaban serios daños
al hospedero (Atkinson 1991, Bennett 1993,
Bennett et al. 1994), pero estudios recientes
demuestran que estos parásitos pueden tener
impactos significativos sobre la salud de sus
hospederos e incluso pueden llegar a ser leta-
les (Nordling et al. 1998, Merino et al. 2000,
Marzal et al. 2005, Valkiūnas 2005, Martínez-
de la Puente et al. 2010).
Los haemosporidios utilizan insectos díp-
teros para su etapa de reproducción sexual y
la esporogonia (ver glosario en Apéndice; Val-
kiūnas 2005, Santiago-Alarcon et al. 2012). De
manera general, se sabe que las especies del
género Plasmodium son transmitidas por mos-
quitos (Diptera: Culicidae) de diferentes gén-
eros (Santiago-Alarcon et al. 2012). Los pará-
sitos del género Haemoproteus (Parahaemopro-
teus) son transmitidos por varias especies de
chaquistes o jejenes (Diptera: Ceratopogoni-
dae) y los de Haemoproteus (Haemoproteus) por
diversas especies de moscas planas (Diptera:
Hippoboscidae) (Sergent & Sergent 1906,
Adie 1915; Coatney 1933, 1935; Santiago-
Alarcon et al. 2012). Los parásitos del género
Leucocytozoon son transmitidos principalmente
por moscas negras (Diptera: Simuliidae) y por
algunas especies de chaquistes (Culicoides) en
el caso del sub-género Akiba (Akiba et al.
1958, Akiba 1960, Morii et al. 1965, Santiago-
Alarcon et al. 2012). Finalmente, existe evi-
dencia de que los pará-sitos del género Fallisia
son transmitidos por mosquitos, pero este es
el género de haemo-sporidio menos conocido
a la fecha (Gabaldon et al. 1985, Valkiūnas
2005, Santiago-Alarcon et al. 2012). De mane-
ra general, las diferentes especies de vectores
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que transmiten a los parásitos del orden Hae-
mosporida representan la etapa del ciclo de
vida menos conocida. Esto puede generar un
reto en el área de la salud médica y veterinaria
cuando se desea desarrollar planes de control
o prevención epidemiológica.
Parásitos haemosporidios de aves en la Región Neo-
tropical. La mayor parte de los estudios sobre
parásitos sanguíneos que infectan a las aves
han sido realizados en zonas templadas de
Norte América y Europa (Bennett & Came-
ron 1974, 1975; Greiner 1975, Valkiūnas
2005), dejando un enorme hueco en las zonas
tropicales y templadas del hemisferio sur. En
el caso de la zona Neotropical existen estu-
dios esporádicos a lo largo del siglo pasado
(White et al. 1978), los cuales se han incremen-
tado recientemente, de manera particular en
Brasil (Braga et al. 2011), Venezuela (Gabal-
don 1998, Belo et al. 2012) y Colombia (Gon-
zález et al. 2014), mientras que en zonas
templadas son más escasos (Argentina: Mase-
llo & Quillfeldt 2004; Uruguay: Durrant et al.
2006; Chile: Merino et al. 2008). White et al.
(1978) analizaron todos los trabajos publica-
dos y no publicados hasta esa fecha en la zona
Neotropical, los cuales incluyeron un total de
955 especies pertenecientes a 80 familias. Sin
embargo, el 60% de los individuos reportados
están representadas por especies de aves
domésticas (ej., gallo, Gallus gallus) o introdu-
cidas (ej., Gorrión Inglés, Passer domesticus). De
un total de 35,555 aves se registró una preva-
lencia de 10,5% (n = 3743), en dónde el 7,4%
fueron debido a infecciones con parásitos del
género Haemoproteus y el 1,9% de Plasmodium
(White et al. 1978). Los autores concluyen que
existe una menor prevalencia por haemospo-
ridios en la zona Neotropical en comparación
a la Neártica; además, sugieren que infeccio-
nes por parásitos del género Leucocytozoon son
raras (White et al. 1978). Esto último muy pro-
bablemente se debe a la falta de estudios que
hasta esa fecha se habían realizado en aves
silvestres y al restringido ámbito geográfico de
las mismas. Aún cuando infecciones por
parásitos de Leucocytozoon son generalmente
raras (dependiendo de la familia de aves, el
área geográfica y las condiciones locales), en
años recientes parásitos de este género se han
encontrado en mayores proporciones (Gon-
zález et al. 2014, Harrigan et al. 2014) a las
sugeridas por White et al. (1978), e incluso se
han descrito nuevas especies (Lotta et al. 2014,
Matta et al. 2014a).
Otros estudios en zonas Neotropicales se
realizaron principalmente durante la década
de 1980 y principios de 1990. Bennet et al.
(1980) muestrearon un total de 1791 indivi-
duos de 80 especies de aves en Jamaica,
encontrando una prevalencia de 4,2% para
parásitos del género Haemoproteus, 1,4% para
Plasmodium y 0,2% para Leucocytozoon, en el
caso de este último las infecciones se detecta-
ron únicamente en aves migratorias. Ese
mismo año Gabaldon & Ulloa (1980) repor-
tan una alta prevalencia de parásitos del gén-
ero Plasmodium (> 50%) en polluelos de varias
especies de aves pertenecientes al orden Cico-
niiformes, lo cual contrasta con la baja preva-
lencia reportada para los adultos (5,8%) y
sugiere que dichos parásitos son endémicos
de la zona de los Llanos de Venezuela. En esa
misma región se describió un nuevo parásito,
Fallisia neotropicalis, bajo un nuevo sub-género
Plasmodioides, y es hasta la fecha la única espe-
cie de este género (Fallisia es un género de
parásitos haemosporidios que infectan
comúnmente a los reptiles) que se ha encon-
trado infectando a las aves (Gabaldon et al.
1985). En aves de Bolivia y Brasil se ha encon-
trado una baja prevalencia (Bolivia: 5,1%, Bra-
sil: 8%) en un total de 641 aves pertenecientes
a 135 especies en Bolivia y 15574 aves de 266
especies en Brasil. Los parásitos del género
Haemoproteus fueron los más comunes en
ambas localidades (Bolivia: 1,4%, Bennett et
al. 1991 y Brasil: 38,9%, Woodworth-Lynas et
al. 1989) y no se detectaron parásitos del
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género Leucocytozoon en Bolivia (Bennett et al.
1991). En la región de Centroamérica se han
realizado estudios en Panamá (Sousa & Her-
man 1982) y Costa Rica (Young et al. 1993,
Valkiūnas et al. 2004), en donde se han encon-
trado prevalencias de entre 11 y 18% respecti-
vamente, siendo las infecciones por parásitos
de Haemoproteus las más comunes (4,8–9%). 
Durante los últimos diez años se ha incre-
mentado el número de estudios en el área
Neotropical, los cuáles principalmente utili-
zan técnicas moleculares de PCR (reacción en
cadena de la polimerasa) (Ricklefs & Fallon
2002, Fallon et al. 2005, Santiago-Alarcon et al.
2010, Belo et al. 2011), que complementan la
técnica de microscopía y han sido muy útiles
en la descripción de nuevas especies de hae-
mosporidios (Valkiūnas et al. 2010, 2013;
Mantilla et al. 2013a, 2013b). De igual manera,
ha surgido un interés por estudiar las comuni-
dades de estos parásitos en gradientes altitudi-
nales (Galen & Witt 2014, González et al.
2014, Harrigan et al. 2014) y se están utili-
zando nuevas técnicas analíticas para entender
mejor su ecología (Svensson-Coelho et al.
2014) y evolución (Bensch et al. 2013, San-
tiago-Alarcón et al. 2014). 
En este trabajo se realizó una revisión crí-
tica del conocimiento de parásitos haemospo-
ridios de aves en México, con especial énfasis
en la metodología que se utiliza para la prepa-
ración de frotis sanguíneos de calidad. En
base a esta revisión constatamos el uso de
métodos inapropiados para la preparación de
muestras. Para evitar este tipo de errores en
trabajos futuros describimos de manera deta-
llada la correcta preparación y procesamiento
de frotis sanguíneos.
MÉTODOS
Se utilizó la base de datos del sistema de
bibliotecas de la Universidad Nacional Autó-
noma de México (UNAM; http://www.dgb.
unam.mx/index.php/catalogos), y las bases
de datos de Thomson Reuters, Scopus y
Google Académico para encontrar los traba-
jos sobre haemosporidios realizados en Méxi-
co. Para la búsqueda se utilizaron las palabras
clave: “Haemosporida & Mexico”, “Malaria &
Mexico”, “Malaria aviar & Mexico”, “Plasmo-
dium & Mexico”, “Haemoproteus & Mexico” y
“Leucocytozoon & Mexico”. Para la descripción
de las metodologías básicas en la preparación
y procesamiento de frotis sanguíneos se utili-
zaron principalmente los textos de Godfrey et
al. (1987), Valkiūnas (2005), Campbell & Ellis
(2007) y Valkiūnas et al. (2008).
RESULTADOS & DISCUSIÓN
Parásitos hemosporidios de aves en México. Los pri-
meros dos trabajos sobre parásitos del orden
Haemosporida (Phylum: Apicomplexa) de las
aves mexicanas se realizaron en el centro de
México (Beltrán 1939, 1940). Beltrán (1939)
reporta que en ningún caso se encontraron
parásitos, mientras que el mismo autor en
1940 reporta varias especies de aves infecta-
das con parásitos de los géneros Plasmodium,
Haemoproteus y Leucocytozoon, y se reportan
infecciones mixtas de Plasmodium y Haemopro-
teus. El material revisado por Beltrán (1940)
fue analizado posteriormente por Hewitt
(1940), quien identificó a nivel de especie las
muestras parasitadas por el género Plasmo-
dium. Dos años más tarde Beltrán analizó un
total de 142 preparaciones de muestras de
aves capturadas en el norte de México, y
encontró parásitos de los géneros Plasmodium
y Haemoproteus y además identificó parásitos
del género Trypanosoma (Beltrán 1942). En
1944, Beltrán analiza 88 muestras de aves cap-
turadas en el norte y sureste de México identi-
ficando parásitos haemosporidios, así como la
presencia de microfilarias. Larenas (1945) rea-
liza un estudio de los parásitos sanguíneos del
Gorrión Inglés en la ciudad de México, repor-
tando la presencia del género Plasmodium. Par-
diñas (1946, 1950) analizó muestras de aves
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del sureste de México (Oaxaca y Chiapas),
identificando parásitos de los géneros Plasmo-
dium, Haemoproteus y Leucocytozoon. La primera
recopilación de los trabajos con parásitos san-
guíneos fue realizada por Beltrán & Pardiñas
(1953). Al comparar la información sobre
haemosporidios conocida hasta entonces en
México con dos trabajos de los Estados Uni-
dos (Huff 1939, Wood & Herman 1943), se
detectó un incremento en la tasa de infección
por parásitos del género Plasmodium en ambos
países (Beltrán & Pardiñas 1953). El primer
trabajo realizado en islas mexicanas fue hecho
por Clark y Swinehart (1969) analizando 191
individuos y reportando la presencia tanto de
haemosporidios como de Trypanosoma, Hepato-
zoon y microfilarias. 
En estos primeros esfuerzos para estudiar
los parásitos sanguíneos de las aves mexicanas
resalta la falta de identificaciones a nivel de
especie, la mayor parte de los estudios se limi-
tan a nivel de género (excepto Hewitt 1940 y
Beltrán 1941). Uno de los principales factores
que limita la identificación a nivel de especie
es la baja calidad del material que se utilizó en
dichos estudios (excepto Clark & Swinehart
1969). Por ejemplo, Beltrán (1942, 1944) men-
ciona que muchas de las muestras tenían una
baja calidad o eran totalmente inservibles
debido a las condiciones de alta humedad en
que fueron preparadas (muestras provenientes
de Chiapas y Sinaloa), y a la falta de fijación de
los frotis en metanol al 100% inmediatamente
después de su preparación (muestras de
Nuevo León y Tamaulipas).
El siguiente trabajo realizado en México
tuvo que esperar 20 años e incluyó el análisis
de frotis sanguíneos de 196 individuos de 31
especies capturados al norte de México; iden-
tificando haemosporidios a nivel de especie
y determinando la presencia de Trypanoso-
ma spp. y microfilarias (Bennett et al. 1991).
Seis años más tarde se publica el siguiente artí-
culo de este grupo de parásitos infectando
poblaciones del Chipe Encapuchado (Seto-
phaga citrina), ave migratoria, en donde repor-
tan una mayor prevalencia en la zona de
reproducción (Pensilvania, USA) que en la
zona de invernada (Quintana Roo) (Tarof et al.
1997). Ya para el siglo XXI, Blanco et al.
(2001) realiza un estudio al norte de México
con el Gorrión Corona Blanca (Zonotrichia leu-
cophrys) y el parásito identificado en todas las
muestras infectadas fue Haemoproteus coatneyi.
Otro trabajo realizado en cautiverio con aves
rapaces reporta la presencia de haemospori-
dios en individuos del Cernícalo Americano
(Falco sparverius) y la Aguililla Cola-roja (Buteo
jamaicensis) (Santos et al. 2011). En estos cuatro
estudios, la preparación de los frotis sanguín-
eos finalmente se lleva a cabo con el método
adecuado, es decir que son preparados de tal
forma que las condiciones ambientales no
dañen la muestra y se fijan con metanol abso-
luto (Bennett et al. 1991, Tarof et al. 1997, San-
tos et al. 2011) o etanol (Blanco et al. 2001)
inmediatamente después de ser preparados.
Además, en el trabajo de Blanco et al. (2001) y
el de Santos et al. (2011) se tiñen los frotis con
Giemsa, lo que no fue el caso de Bennett et al.
(1991) en donde utilizan la tinción de Wright y
en el caso de Tarof et al. (1997) la tinción rápi-
da con los colorantes Xanthene y Thiazine. Es
importante resaltar que en casi todos los tra-
bajos mencionados anteriormente (con ex-
cepción de Santos et al. 2011) el método utili-
zado para la detección de parásitos fue la
microscopía  ya que en esos años no existía el
protocolo de PCR (reacción en cadena de la
polimerasa; Hellgren et al. 2004, Martinsen et
al. 2008) que en ocasiones es más sensible en
la detección de los parásitos, en particular
cuando la intensidad de infección es baja (Val-
kiūnas et al. 2008).
En los últimos años (2010–2013) se han
realizado trabajos en una isla del Pacífico
mexicano (Isla Socorro, Archipiélago de Re-
villagigedo). Estos responden a la necesidad
de evaluar la viabilidad de reintroducción de la
Paloma de Socorro (Zenaida graysoni) en térm-
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inos de los riesgos de salud que este procedi-
miento representa (Martínez-Gómez et al.
2010; Carlson et al. 2011, 2013; Yanga et al.
2011). Yanga et al. (2011) reporta la presencia
de parásitos sanguíneos, principalmente de los
géneros Haemoproteus y Leucocytozoon y de Tri-
chomonas gallinae en palomas (Columbiformes)
de la isla; posteriormente Carlson et al. (2013)
realiza un segundo muestreo donde se detec-
taron parásitos del género Haemoproteus infec-
tando no sólo a las palomas sino también a
individuos del Centzontle Norteño (Mimus
polyglottos). Cabe mencionar que Carlson et al.
(2011) en un estudio previo identificaron 11
linajes moleculares pertenecientes al género
Plasmodium que infectan a dos especies de
mosquitos, Aedes (Ochlerotatus) taeniorhynchus
que es nativa de las islas y Culex quinquefasciatus
que se localizó principalmente cerca de asen-
tamientos humanos. Finalmente, estos mues-
treos llevaron a la descripción de una nueva
especie de parásito (Haemoproteus paramulti-
pigmentatus) que infecta a individuos de la Tór-
tola Coquita de Socorro (Columbina passerina
socorrensis) (Valkiūnas et al. 2013). Algo impor-
tante en esta serie de estudios es el uso com-
binado de microscopía y PCR. Es por lo
tanto, un requerimiento la preparación ade-
cuada de frotis sanguíneos en campo y su
posterior procesamiento (ver abajo), como la
utilización de protocolos de PCR que com-
plementan a la microscopía, ayudan a detectar
infecciones con cargas parasitarias bajas y
proveen información sobre la diversidad
genética de las especies observadas bajo el
microscopio (Valkiūnas et al. 2008). 
Finalmente, se encontró información so-
bre trabajos no publicados (memorias de con-
gresos y tesis) donde se reportan la presencia
de haemosporidios, los cuales presentaron
deficiencias en el procesamiento de las mues-
tras sanguíneas. Por ejemplo, en algunos casos
éstas no fueron fijadas en metanol, mientras
que en otros el tipo de tinción utilizado fue
Wright y Wright-Giemsa (ver recomendacio-
nes abajo). La mayoría de los trabajos utiliza-
ron microscopía para la identificación de los
parásitos, y sólo uno llevo a cabo PCR. Sin
duda todos estos estudios son importantes y
relevantes para el quehacer científico; sin em-
bargo, no todos los trabajos siguen la meto-
dología básica para cuando se trabaja con los
parásitos del orden Haemosporida, dando
como resultado muestras deficientes para
su análisis, así como para su ingreso en co-
lecciones de museo. Dichas deficiencias me-
todológicas son las que motivan la descrip-
ción detallada de la preparación y procesa-
miento de muestras sanguíneas que aquí se
presenta.
Preparación y tinción de frotis sanguíneos. En esta
sección detallamos los materiales y procedi-
mientos para la correcta preparación de frotis
sanguíneos. Se requieren los siguientes mate-
riales:
(1) Tubos microcapilares con anticoagu-
lante heparina.
(2) Portaobjetos, para facilidad de rotula-
ción aquellos que traen banda mate.
(3) Algodón o Q-tips (hisopo) y alcohol
para limpiar el área de piel donde se hará la
punción de la vena (ej., la vena braquial); de
forma alternativa al alcohol, se podrían com-
prar toallitas de algodón (alcohol swabs) que
ya vienen bañadas en alcohol y en sobres indi-
viduales.
(4) Agujas de diferentes tamaños y cali-
bres: 20G x 38mm, 22G x 38mm, 25G x
16mm, 27G x 13mm, y 30G x 13mm (cuanto
más grande el valor de G más delgada la
aguja). Se utiliza este rango de tamaños por-
que es probable que las aves que se capturen
varíen en tamaño desde especies muy peque-
ñas (ej., chipes, familia Parulidae) hasta muy
grandes (ej., ave rapaz).
(5) Metanol puro (100%), para fijar las
preparaciones de los frotis sanguíneos.
(6) Colorante de Giemsa, para tinción de
estructuras celulares y parásitos sanguíneos.
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(7) Contenedores tipo Coplin (preferente-
mente de plástico) para 5 laminillas o porta-
objetos. Estos son los contenedores en donde
se colocarán los portaobjetos para fijarlos con
el metanol.
(8) Tres porta laminillas/portaobjetos pa-
ra guardar 25 preparaciones (en algunos sitios
se les conoce como cajas de colección de pre-
paraciones). Estos se utilizarán en el campo
para guardar las preparaciones una vez que
estén fijadas en metanol y secas.
(9) Cajas Coplin (preferentemente de
vidrio) para teñir las muestras que se han
fijado en el metanol. Estos contenedores son
más grandes, pueden sostener entre 24 y 48
laminillas y son los que se utilizan para teñir
las muestras con Giemsa.
(10) Un frasco de 500mg de Na2HPO4
(fosfato de sodio di-básico) y un frasco de 500
mg de KH2PO4 (fosfato de potasio monobási-
co) para preparar el buffer salino en donde se
diluye el Giemsa.
(11) Aceite de inmersión para microsco-
pía, para revisar los frotis sanguíneos bajo el
microscopio en aumento bajo (objetivo 40x o
60x) y alto (objetivo 100x).
(12) Tubos plásticos de 1.5ml para biolo-
gía molecular. Estos son para guardar las
muestras de sangre que se utilizarán para
extraer el ADN y hacer los análisis genéticos.
Si las muestras se van a mantener a tempera-
tura ambiente por largos períodos de tiempo
(más de un día) es necesario guardarlas en
algún buffer que puede ser fácilmente prepa-
rado en el laboratorio y que se usa para man-
tener la integridad de la sangre hasta que
pueda ser guardada en el congelador (Freed &
Cann 2006). Una forma alternativa para guar-
dar las muestras sanguíneas es por medio de la
utilización de papel filtro, en donde se deposi-
tan varias gotas de sangre, y se secan. Los
papeles filtro se guardan en bolsas plásticas
que contengan sílica gel para mantenerlos
secos y luego se guardan a –20°C en el labora-
torio hasta la extracción del ADN.
(13) Una caja de pipetas de plástico des-
echables y una bandeja plástica para tubos de
laboratorio molecular, la cual es útil para colo-
car los materiales que se utilizan durante el
procesamiento del ave.
(14) Dos o tres mini-ventiladores portáti-
les (de baterías) que se utilizarán para secar los
frotis sanguíneos, en especial cuando el clima
es muy húmedo. La humedad puede arruinar
las preparaciones si estas no se secan rápida-
mente.
(15) Material de vidrio para laboratorio.
Una probeta de 1 l, una probeta de 500 ml, un
embudo, un contenedor/vaso de precipitado
de 1 l y otro de 500 ml.
(16) Una carpa o techo del material que se
utiliza en las tiendas de campaña para poder
trabajar en condiciones secas cuando los días
son muy húmedos o está lloviznando.
(17) Una libreta de campo u hojas de
campo para anotar todos los datos correspon-
dientes a cada ave muestreada.
Debido a que las condiciones ambientales
pueden variar en distintos sitios, es indispen-
sable tener el equipo adecuado para preparar
frotis sanguíneos de calidad. Para tal fin, reco-
mendamos la utilización de techos tipo tienda
de campaña (Fig. 1a) y contenedores plásticos
en donde se realice la preparación de los frotis
sanguíneos (Fig. 1b); la finalidad es evitar que
la humedad y el polvo dañen la preparación.
La sangre que se obtiene del ave y que está
en un tubo microcapilar que contiene hepa-
rina (anticoagulante) se utiliza de dos formas.
Primero se coloca una gotita de sangre sobre
tres o cuatro portaobjetos (una gotita por
cada portaobjeto), utilizando la orilla de otro
portaobjeto (se debe mantener un ángulo de
45° con respecto al portaobjeto horizontal
que tiene la gota de sangre) se expande la
gotita sobre dicha orilla y se extiende sobre el
portaobjeto para hacer el frotis (para una
explicación detallada ver http://vertebrate-
sandparasites.blogspot.mx, Fig. 2). Se realiza
el mismo procedimiento con las otras lamini-
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llas. Existen espátulas de plástico especiales
para realizar el frotis sanguíneo (FlexiStrip,
Heinz Herenz, Hamburgo, Alemania), las
cuales ayudan a tener un frotis homogéneo;
sin embargo, no son indispensables en caso
de no contar con ellas. Cuando el ambiente es
seco o poco húmedo las laminillas se pueden
dejar secar solas; si el ambiente es húmedo
(> 50%) se utilizarán ventiladores de baterías
para secar los frotis inmediatamente después
de haber sido preparados (Fig. 1b). El resto
de la sangre contenida en el tubo capilar se
coloca en un tubo plástico de 1.5 ml o en
papel filtro (según se desee para el posterior
procesamiento de las muestras en el laborato-
rio molecular).
Una vez que los frotis sanguíneos estén
secos, estos se colocan en metanol al 100%
(en cajas Coplin verticales, ver Fig. 1b) para
fijar la muestra durante 3 a 4 minutos. Luego
se sacan y se dejan secar a temperatura
ambiente cuando el clima es seco o poco
húmedo, si no se deben secar utilizando venti-
ladores de baterías inmediatamente después
 
 
FIG. 1. a) Estación de campo y b) Equipo necesario para la preparación de frotis sanguíneos; contenedor
Coplin de plástico con metanol absoluto para fijar los frotis sanguíneos (cabeza de flecha) y ventilador de
baterías portátil (flecha). Fotografías por Diego Santiago-Alarcon.
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de haber sido extraídas del metanol. Una vez
que los frotis sanguíneos estén secos se guar-
dan en cajas especiales para guardar portaob-
jetos (Fig. 3a) o en paquetes hechos de papel y
amarrados con ligas (Fig. 3b). En condiciones
de alta humedad siempre es bueno tener con-
tenedores o bolsas plásticas resellables con
sílica gel para mantener secos los frotis.
En el laboratorio se teñirán los frotis san-
guíneos con Giemsa histológico (en nuestro
grupo utilizamos la marca Baker® y también la
marca SIGMA-ALDRICH®, los cuales han
dado excelentes resultados en estudios pre-
vios). Se recomienda que los frotis sean teñi-
dos dentro de la primera semana después de
haber sido preparados, y no más de 30 días
después. El colorante Giemsa, comparado
con otros, es muy estable y es el mejor para
tener material de calidad para colecciones
científicas (Valkiūnas, com. pers.). Primera-
mente, se prepara un buffer salino el cual con-
tendrá un litro de agua destilada (dH2O), 1,0 g
de fosfato de sodio di-básico (Na2HPO4) y
0,7 g de fosfato de potasio monobásico
(KH2PO4), se revuelve hasta que las sales
estén completamente disueltas. El pH del
buffer debe estar entre 7,0 y 7,2. Por lo gene-
ral el pH del buffer queda en el rango necesa-
rio después de prepararlo, pero siempre se
debe verificar el pH ya sea con una máquina
que mida el pH (potenciómetro) o con tiras
de pH (estas últimas son la opción más barata
y dan buenos resultados). En otro contenedor
se verterá el buffer junto con la solución de
Giemsa (Fig. 4a). Para las muestras de peces,
anfibios, reptiles y aves la proporción es 1
parte de Giemsa por cada 10 de Buffer (ej., 10
ml de Giemsa en 100 ml de buffer), y para
mamíferos es 0,5 partes de Giemsa por cada
10 de Buffer (ej., 5 ml de Giemsa en 100 ml
de buffer) (Valkiūnas 2005). Utilizando cajas
Coplin se vierte el colorante y se colocan los
portaobjetos (frotis sanguíneos) por un
periodo de una hora inicialmente (Figs 4a, c).
El tiempo de tinción puede variar depen-
diendo de la temperatura ambiente; en condi-
ciones frías (< 15°C) se recomienda teñir por
una hora y media, y en condiciones más calu-
rosas (> 25°C) se recomiendan 50 min. El
buffer salino y el colorante siempre deben
prepararse en fresco (el día que se va a utili-
zar) y únicamente se utiliza una vez. Si sobra
buffer este debe desecharse. Transcurrida la
hora, se desecha el colorante (ver instruccio-
nes de regulación de materiales peligrosos
para saber cómo desechar el colorante) y se
enjuagan las preparaciones con agua corriente
(si el agua es muy dura o contiene muchos
minerales entonces se recomienda que las pre-
paraciones se laven con agua destilada), esto
es para quitar el exceso de colorante. Las
muestras se dejan secar a temperatura
ambiente en el laboratorio (Fig. 4b). Una vez
que las preparaciones están teñidas y secas se
guardan en cajas con capacidad para 100 por-
taobjetos o en paquetes de papel sostenidos
FIG. 2. Preparación de un frotis sanguíneo (ver
también la película en la página http://vertebrate-
sandparasites.blogspot.mx). Ilustraciones de Ed-
mundo Saavedra Vidal.
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con ligas (Fig. 3). Dichos paquetes deben lle-
var la información de la procedencia de las
muestras y la fecha, esto con el propósito de
identificarlas en un futuro si es que no se pro-
cesan de inmediato. Es necesario guardar los
frotis en un lugar seco y obscuro, ya que la luz
daña la tinción o coloración, y la humedad
excesiva daña la preparación.
Puntos importantes a recordar: 
(1) Una vez que los frotis sanguíneos
estén secos (deben secarse lo más rápido posi-
ble una vez que se preparen), éstos deben ser
fijados inmediatamente en metanol 100%.
Cuando una muestra no se fija en metanol los
parásitos intracelulares pueden abandonar la
célula perdiendo así las características morfo-
lógicas necesarias para su posterior identifica-
ción y además la muestra se degradará rápida-
mente en un corto tiempo. 
(2) La tinción a utilizar debe ser colorante
Giemsa (Valkiūnas, 2005); este colorante es
muy estable y permite que las preparaciones
sean apropiadas para su ingreso en coleccio-
nes de museo. Los colorantes modificados
(ej., Wright-Giemsa) o rápidos (ej., Diff-
Quick® y Hema-Tek®) no son estables, pier-
den su calidad y en ocasiones algunas estruc-
turas taxonómicas como los gránulos de
hemozoína pierden su coloración en cuestión
de meses (Figs 5a–b) (Valkiūnas et al. 2008).
Se recomienda a los autores que tiñan sus fro-
tis sanguíneos utilizando los métodos aquí
descritos, esto permitirá mejorar el material e
incrementar su vida útil (Fig. 5c). En el caso
de los frotis no fijados inicialmente (Fig. 6) y
aún cuando éstos ya han sido teñidos, es reco-
mendable fijarlos en metanol al 100% por dos
minutos y después teñirlos con colorante de
Giemsa a como ya ha sido descrito. Sin em-
bargo, esto no garantiza que se pueda obtener
un material de alta calidad de aquellas mues-
tras ya procesadas de manera incorrecta.
Procesamiento de frotis sanguíneos. Para este proce-
dimiento se necesita un microscopio óptico
(ej., Nikon 80i). Aquí se realizan tres tipos de
trabajos. El primero es la determinación del
estatus de infección de la muestra (ocular 10x
y ya sea el objetivo 40x o 60x en aceite de
inmersión). El segundo es determinar la
intensidad de infección, además de conteos
diferenciales de células blancas (leucocitos)
FIG. 3. a) Cajas para guardar porta objetos, y b) manera correcta de empaquetar los frotis sanguíneos.
Cuando los frotis sanguíneos son empaquetados en tiras de papel en el campo, los paquetes deben guar-
darse en bolsas plásticas con sílica gel para mantenerlos en condiciones secas. Fotografías por Diego
Santiago-Alarcon e ilustraciones de Edmundo Saavedra Vidal.
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(ocular 10x y objetivo 100x). El tercero es la
determinación morfológica de los parásitos, la
cual se realiza siempre con objetivos de alto
aumento (ocular 10x y objetivo 100x). A partir
de la información obtenida se determinarán
los parámetros poblacionales parasitológicos
de prevalencia, intensidad y abundancia (ver
Apéndice).
El procedimiento para analizar un frotis
sanguíneo bajo el microscopio es el siguiente:
(1) Utilizar un ocular 10x y un objetivo
40x o 60x en aceite de inmersión (el usuario
debe asegurarse de que los objetivos están
fabricados para su uso con aceite de inmer-
sión, ya que existen objetivos a 40x que se uti-
lizan en seco) para revisar el frotis. Para
determinar si la muestra está infectada o no,
se recomienda que investigadores con expe-
riencia revisen un área de al menos 2 cm2 del
frotis (Valkiūnas, 2005), mientras que investi-
FIG. 4. a) Solución Giemsa disuelta en buffer salino (flecha) lista para ser vertida en cajas Coplin, b) frotis
sanguíneos en bandeja de secado en el laboratorio a temperatura ambiente y c) caja Coplin. Fotografías por
Diego Santiago-Alarcon.
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gadores novatos deberían hacerlo durante 30
min o, de preferencia, revisar el frotis com-
pleto. Si la muestra está infectada, este proce-
dimiento dará la oportunidad de encontrar
rápidamente tanto a los parásitos más peque-
ños (ej., Plasmodium spp.) como a los más
grandes (Leucocytozoon, Trypanosoma, microfila-
rias). Después de esto se revisan 100 campos
oculares con aumento alto (ocular 10x y obje-
tivo 100x, se usa aceite de inmersión), para
determinar la infección relativa. Esto simplifi-
cará enormemente el trabajo subsecuente que
requiere seleccionar el material más apropiado
para un análisis detallado (i.e., determinación
taxonómica e intensidad de infección). Se
recomienda utilizar los siguientes símbolos:
“+” 1 a 10 parásitos/100 campos oculares,
“++” 11 a 100 parásitos/100 campos ocula-
res, “+++” 1 a 10 parásitos/campo ocular,
“++++” > 10 parásitos/campo ocular.
(2) Si la muestra está infectada, entonces
se procede a determinar la intensidad de
infección, utilizando aumento alto (ocular 10x
y objetivo 100x). Para esto se cuenta el núme-
ro de parásitos que hay por cada 2000 o
10000 células rojas (eritrocitos) en campos
ópticos seleccionados al azar. Si el investiga-
dor encuentra parásitos en cada campo ocular
que es examinado (es decir, la muestra se cate-
goriza con “+++” o “++++”), muy proba-
blemente la intensidad de infección es alta (≥
0,2/100 eritrocitos) y solo será necesario exa-
minar 1000 (“++++”) o 2000 (“+++”) eri-
trocitos, de otra forma siempre es
recomendable examinar entre 6000 (“++”) o
10000 (“+”) eritrocitos (Godfrey et al. 1987,
Valkiūnas 2005).
(3) Para determinar las especies de parásit-
os es necesario utilizar tratados taxonómicos
especializados (Valkiūnas 2005), así como las
publicaciones donde se describen las especies
de parásitos identificadas recientemente (Val-
kiūnas et al. 2008, 2010; Matta et al. 2014a,
2014b; Lotta et al. 2014). Además se debe bus-
car la ayuda de un especialista para cada
grupo de parásitos que se desea trabajar.
(4) Si se desea hacer un conteo diferencial
de células blancas (leucocitos) es necesario
tener a la mano el tratado de Campbell & Ellis
(2007) o cualquier otro libro que tenga des-
cripciones y fotografías a color de los diferen-
tes tipos de células blancas para poder
identificarlas. El conocer las cantidades y pro-
porciones de las células blancas es informa-
ción básica hematológica para establecer
valores de referencia para las especies de hos-
FIG. 5. Tinción de frotis sanguíneos con un colorante rápido (Diff-Quick®, parásito: Haemoproteus multipig-
mentatus, Valkiūnas et al. 2010). a) Frotis recién teñido, se pueden observar bien las estructuras del parásito.
b) El mismo frotis un año después; se observa claramente como los gránulos de hemozoína han desapare-
cido y la coloración tanto de los parásitos como de los núcleos de los eritrocitos es pálida y desgastada. c)
Frotis sanguíneo teñido adecuadamente con Giemsa, después de ser fijado por cuatro minutos en metanol
100% (parásito: Plasmodium (Haemamoeba) sp.). Fotografías por Gediminas Valkiūnas (a, b) y por Diego
Santiago-Alarcon (c).
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pederos. De manera práctica, ciertas propor-
ciones de células blancas nos permiten saber
si el organismo ha estado bajo estrés y/o
expuesto a cierto tipo de parásitos. Por ejem-
plo, la proporción heterófilos/linfocitos o
mejor conocido como H/L se utiliza para tal
fin (Campbell & Ellis 2007, Lüdtke et al.
2013). Sin embargo existen restricciones en su
utilidad para especies silvestres debido a que
sus valores de referencia (es decir, los valores
normales) son desconocidos, y la proporción
H/L que sería normal en una especie puede
indicar estrés en otra especie (Campbell &
Ellis 2007).
Otros parásitos sanguíneos. En los frotis sanguín-
eos es posible identificar las etapas larvarias
(microfilarias) de varias especies y géneros de
gusanos redondos o nemátodos. En caso de
que se encuentren microfilarias en las lamini-
llas es posible identificarlas únicamente hasta
nivel de género, para lo que recomendamos la
utilización de Bartlett (2008). Para la identifi-
cación de la especie es necesario obtener
gusanos adultos, los cuáles se pueden encon-
trar en diferentes partes del cuerpo del ave
dependiendo de la especie. Cuando se prepa-
ren frotis sanguíneos se recomienda dejar una
preparación sin teñir (pero fijada en metanol
FIG. 6. Fotos de frotis sanguíneos de aves teñidas con tinción Wright-Giemsa-sin fijar en metanol con
deficiencias en su preparación. a) Tinción deficiente de la célula, núcleo y citoplasma demasiado obscuros;
mala tinción del parásito, no es posible observar caracteres taxonómicos. b) Coloración adecuada; es posi-
ble identificar sub-género sin necesidad de morfometría. c) Mala tinción, citoplasma demasiado obscuro,
no se observan con claridad las estructuras de los parásitos. d) Tinción deficiente de la célula, núcleo
demasiado claro y citoplasma del parásito muy claro. e) Mala tinción, citoplasma demasiado obscuro de la
célula y citoplasma del parásito por lo que no se distingue el núcleo. f) Mala tinción de la célula, citoplasma
y núcleos demasiado claros y citoplasma del parásito muy claro. Fotografías por Pilar Carbó-Ramírez y por
Iriana Zuria.
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al 100%) ya que es necesario contar los
núcleos de la microfilaria, el cual es un carác-
ter taxonómico importante, y dichos núcleos
se pierden o no son fácilmente identificables
cuando la preparación está teñida.
Cuando se extraen los gusanos adultos en
campo es necesario fijarlos ya sea en alcohol
al 70% o en formol al 4%, es muy importante
que estos líquidos sean calentados (a punto de
ebullición) para que cuando los gusanos
ingresen al líquido queden extendidos, de otra
forma los gusanos quedarán enrollados y se
complicará el trabajo taxonómico posterior.
Muchos gusanos adultos son eliminados en
las excretas, por lo tanto es buena práctica
conservar las excretas de las aves capturadas.
Las excretas deben conservarse en formol al
4% en frascos plásticos pequeños y se debe
mezclar bien para que el formol se integre de
manera homogénea a toda la muestra. Es
igualmente importante obtener una biopsia
del tejido en donde se encuentra el gusano
para determinar el tipo de daño o patología
que dicho parásito genera, la biopsia debe de
guardarse en formol al 10%. Para mayor deta-
lle sobre técnicas para obtener y preparar
parásitos de vida silvestre ver el manual de
Lamothe Argumedo (1997).
El grupo de los parásitos Trypanosoma en
aves es menos conocido que los Haemospo-
rida y los nemátodos. Existen muchas sinoni-
mias para estos parásitos, por ejemplo
anteriormente se consideraba a cualquier
parásito de este grupo infectando aves como
Trypanosoma avium, lo cual es incorrecto, y
actualmente se están mejorando la técnicas
moleculares para profundizar en el conoci-
miento de este grupo (Zídková et al. 2012).
Uno de los caracteres taxonómicos importan-
tes de este grupo es el ancho del llamado
kinetoplástido, que es la parte conspicua de la
mitocondria de un Trypanosoma. Otros carac-
teres morfológicos que se utilizan para la
identificación de estos parásitos son las medi-
das de longitud de las etapas conocidas como
epimastigote (etapa encontrada en el insecto
vector) y trypomastigote (etapa encontrada en
el vertebrado); sin embargo es ampliamente
recomendado la utilización de técnicas mole-
culares para la determinación de especies
(Zídková et al. 2012). Para mayores detalles
consultar Schmidt & Janovy (2009) y Zídková
et al. (2012). Cabe resaltar que los métodos de
preparación y procesamiento de frotis san-
guíneos aquí descritos también son útiles para
visualización y conservación de estos parásit-
os.
Conclusiones. El creciente interés por el estudio
de parásitos del orden Haemosporida en
América Latina, más específicamente en
México, nos lleva a proveer sugerencias prác-
ticas acerca de los procedimientos y metodo-
logías empleadas para el estudio de éstos
parásitos, así como de otros tipos de parásit-
os. Esto es de especial importancia debido a
las inconsistencias observadas en estudios
previos. Por lo tanto, con este trabajo se
espera que los ornitólogos o parasitólogos de
habla hispana interesados en el estudio de los
haemosporidios y otros tipos de parásitos
sanguíneos tengan una guía práctica y concisa
de los pasos a seguir para generar material de
calidad para su publicación, así como de refe-
rencia para su futura consulta.
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APÉNDICE. Glosario de conceptos técnicos (ver Valkiūnas 2005, Schmidt & Janovy 2009, Bush et al.
1997, and Rósza et al. 2000 para mayores detalles).
Merogonia. Etapa de desarrollo asexual que ocurre en el hospedero vertebrado después de que el vector ha
inyectado los esporozoítos al alimentarse. Este tipo de reproducción asexual se lleva a cabo tanto en tejidos
epiteliales y órganos internos, así como en la sangre periférica en el caso de parásitos del género Plasmodium.
Esporogonia. Etapa del desarrollo que ocurre en el vector díptero después de la fusión de los gametos, la cual
produce las etapas conocidas como esporozoítos que es el estadío infectivo. Los esporozoítos son inyecta-
dos a los hospederos vertebrados cuando el vector se está alimentando.
Prevalencia. La proporción o porcentaje de individuos de una población que están infectados por el parásito
que se está estudiando.
Intensidad. El número de parásitos de la misma especie que viven dentro o sobre un hospedero. Para calcular
este parámetro sólo se toman en cuenta a los hospederos infectados.
Intensidad promedio. El promedio o media aritmética del número de individuos de una especie de parásito por
cada hospedero infectado en una muestra o población.
Abundancia. El número esperado de parásitos de la misma especie que viven dentro o sobre cualquier hos-
pedero de la población que se está estudiando. 
Abundancia promedio. El promedio o media aritmética del número de individuos de una especie de parásito
por cada hospedero examinado en una muestra/población.

